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Despite  the  diversity  of  mechanisms  for  O2  activation  explored  in  this  thesis,  all  of  the 
monooxygenases  studied  in  the  experimental  part  activate O2  through  a  transient  carbanion 
intermediate. 
One  of  these  enzymes  is  the  small  cofactorless  monooxygenase  SnoaB.  Cofactorless 
monooxygenases are unusual oxygenases that require neither transition metals nor cofactors to 
activate  oxygen.  Based  on  our  biochemical  characterization  and  the  crystal  structure  of  this 
enzyme, the mechanism most likely employed by SnoaB relies on a carbanion intermediate to 











the  generation  of  a  carbanion  intermediate.  This  intermediate  is  not  essential  for  the  4‐O‐
methylation  reaction,  but  it  is  important  for  the  10‐hydroxylation  reaction,  since  it  enables 
substrate‐assisted activation of molecular oxygen involving a single electron transfer to O2 from 
a  carbanion  intermediate.  The only  role  for  SAM  in  the hydroxylation  reaction  is  likely  to be 
stabilization of  the carbanion through the positive charge of  the cofactor. Based on the DnrK 




for multiple  oxygen  activation mechanisms,  all  the  enzymes  in my  studies  rely  on  carbanion 
intermediates  to  activate  oxygen  from  either  flavins  or  their  substrates.  This  thesis  provides 
interesting  examples  of  divergent  evolution  and  the  prevalence  of  carbanion  intermediates 
within polyketide biosynthesis. This mechanism appears to be recurrent in aromatic polyketide 






Molekulaarinen  happi  on  soluhengityksen  ja  aerobisen  elämän  avaintekijä.  Sen  korkeasta 
hapetus‐pelkistyspotentiaalista  johtuen sitä hapettimena käyttävillä organismeilla on erityisen 
paljon  vapaata  energiaa  käytettävissään.  Tästä  huolimatta  happimolekyylin  elektronirakenne 
aiheuttaa sen, että se ei reagoi useimpien orgaanisten molekyylien kanssa perustilassa. Jotta O2 
reagoisi  orgaanisten  molekyylien  kanssa,  se  täytyy  aktivoida.  Oksigenaasientsyymit  pystyvät 
aktivoimaan O2:n niin että se pystyy reagoimaan. Useiden oksigenaasien aktivointimekanismeja 







näköisimmäksi  reaktiomekanismiksi  karbanionivälituotteen,  kuten  muillakin  substraattiavus‐
teisilla, kofaktorittomilla mono‐oksigenaaseilla. 
Kaksikomponenttinen  mono‐oksigenaasi  AlnT‐AlnH  koostuu  NADH‐riippuvaisesta  flaviini‐
reduktaasista  AlnH  ja  pelkistyneestä  flaviinista  riippuvaisesta  mono‐oksigenaasista  AlnT; 
molempien  funktiot  osoitettiin  kokeellisesti.  AlnT:n  epätavallinen  reagointikohta  varmistettiin 
analysoimalla  reaktiotuotteen  rakenne.  AlnT:n  reaktiomekanismi  perustuu  kaikkien  flaviini‐
mono‐oksigenaasien tavoin siihen, että karbanionivälituotteesta syntyy superoksidianionista ja 
neutraalista flaviiniradikaalista koostuva sidottu radikaalipari. 
Vertailtaessa  S‐adenosyylimetioniini(SAM)‐riippuvaista  4‐O‐metylaasia  DnrK  ja  sen  kanssa 
homologista  epätyypillistä  10‐hydroksylaasia  RdmB  totesimme  molempien  entsyymien 
katalysoivan substraatin dekarboksylaatiota, jolloin syntyy karbanionivälituote. Tämä välituote ei 
ole  tarpeellinen  4‐O‐metylaatioreaktion  kannalta, mutta  on  välttämätön  10‐hydroksylaatiolle, 
koska se mahdollistaa substraattiavusteisen hapen aktivoinnin yhden elektronin siirrolla. SAM:in 
funktiona  hydroksylaatiossa  on  ilmeisesti  karbanionin  stabilointi  kofaktorin  positiivisen 
varauksen  avulla.  Yhden  DnrK‐variantin  rakenne  ja  useiden  DnrK‐varianttien  biokemialliset 




välituotetta,  joka  muodostuu  joko  substraatista  tai  flaviinista,  hapen  aktivointiin.  Tässä 
väitöskirjassa  esitetään mielenkiintoisia  esimerkkejä  divergentistä  evoluutiosta,  ja  karbanioni‐




  Abbreviations      6 
ABBREVIATIONS 
αKG     α‐Ketoglutarate         BH4  tetrahydrobiopterin 
BLAST    Basic Local Alignment Search Tool    Co  catechol oxidases  






























Within  our  galaxy,  oxygen  is  the  third most  abundant  element  by mass,  after  hydrogen  and 
helium. On Earth, oxygen is the most abundant element, after iron, representing some 30 % of 
the Earth’s mass  and  constituting almost 50 % of  the Earth’s  crust  (Morgan & Anders,  1980; 
Clennan & Pace, 2005). Despite representing a large percentage of the earth’s mass, molecular 
oxygen  or  dioxygen  (O2)  has  only  been  present  in  significant  concentrations  since  the 
Paleoproterozoic eon between 3.0 and 2.3 billion years ago (Crowe et al., 2013; Hamdane et al., 
2008).  Prior  to  this  period,  although  O2  producing  photosynthesizing  cyanobacteria  existed 
(fossils have indicated that cyanobacteria were present as early as 3.5 billion years ago (Fenchel 
&  Finlay,  2008)),  atmospheric  compositions  of  dioxygen  were  globally  low  for  hundreds  of 
millions  of  years  (Johnston  et  al.,  2005;  Holland,  2009;  Crowe  et  al.,  2013).  Prior  to  the 
Paleoproterozoic eon, iron and inorganic as well as organic matter, dissolved within the earth’s 
oceans,  chemically  captured  the  release  of  any  dioxygen.  As  these  oxygen  sinks  became 
























Levels  of  molecular  oxygen  in  the  atmosphere  are  currently  maintained  through  the 
photosynthesis by cyanobacteria, algae and plants. By absorbing energy from light, a succession 
of  proteins  and  small  molecules  can  oxidize  water  to  dioxygen.  The  simplified  reaction  is 
illustrated below: 
2 2 6 12 6 2      (1) 
Cellular respiration is, essentially, the reverse reaction:  













dismutase,  peroxidases  and  catalases  are  also  used  by  cells  to  deal  with  ROSs.  Despite  the 




























As  stated  earlier,  dioxygen  in  the  ground  state  is  relatively  unreactive  with  most  organic 
compounds. For 3O2 to react with most organic compounds (in singlet state), it must be activated. 














reduction of oxygen results  in  the  formation of superoxide  (O2‐), which  is essentially a singlet 
state dioxygen with an  
Scheme  1:  The  energy  diagram  of  the 
molecular orbital diagram for O2 with 12 
valence electrons, following Hund’s rule. 





additional  electron.  Traditionally,  three  types  of  monovalent  reductions  of  3O2  have  been 
observed  in  biological  systems.  These  include  coupling  with  stabilized  free  radicals,  electron 
transfers, or complexing with metal ions (Hamilton, 1990). Subsequent reactions with superoxide 
can  involve  either  reductions,  for  example  with metal  ions,  or  oxidations,  for  example  with 





a  transition  from  a  triplet  to  singlet  state  dioxygen  as  they  are  thermodynamically  more 








substrates  was  deemed  possible  only  if  the  oxygen  atom  came  from water  (Hayashi,  1974). 




states  of  oxygen  as  Lewis  structures  with 
bond dissociation energies  (in Kcal/mol). An 
energy  barrier  exists  between  the  ground 
state  of  oxygen  and  the  singlet  state  or 
superoxide  state.  As  a  singlet  state  O2  or 
superoxide,  O2  is  reactive  to  most  organic 
compounds. Due to the large energy barrier, 
the monovalent reduction of triplet oxygen is 
more  likely  to  occur  in  biological  systems 
than a transition from triplet to singlet state 
dioxygen. In either case, a catalyst is required 
to  make  the  transition  away  from  a  triplet 
state. 








oxygenases.  Hayaishi  later  coined  the  terms  monooxygenase  (Equation  3)  and  dioxygenase 




         (4) 
 
 




to  incorporate  oxygen  from molecular  oxygen  into  organic  substrates.    However,  it  is worth 
noting that under non‐ideal conditions, the reactions catalyzed by many oxygenases may become 
uncoupled. In these instances, instead of the incorporation of an oxygen into the substrate, the 
reaction  leads  to  the  oxidation  of  the  substrate,  while  O2  is  usually  reduced  to  peroxide 
(Newcomb  et  al.,  2003).  Thus,  a  close  link  between  oxygenases  and  oxidases  can  been 
established.  Since  Mason’s  and  Hayaishi’s  original  publications,  a  myriad  of  literature  has 
accumulated on oxygenase enzymes in their various uses (Yamamoto, 2006; Torres Pazmiño et 
al.,  2010).  Active  sites  containing  heme,  non‐heme  iron,  copper,  and manganese  are  known 
catalytic centers for these reactions. Select organic compounds such as flavins are also widely 
used.  The  mechanisms  by  which  these  enzymes  are  able  to  incorporate  O2  into  organic 
compounds are remarkable, as the reactions are considered challenging when using traditional 
chemistry (Bugg, 2003 and 2014). In the sections below, selected examples of the mechanisms 
by  which  oxygenases  are  able  to  activate  oxygen  are  explored  in  greater  detail,  focusing 
specifically on monooxygenases.  
1.2.1.  Heme‐Dependent Monooxygenases	
Many enzymes  contain heme  (iron protoporphyrin  IX), which  is  an oxygen‐binding prosthetic 
group (Figure 2). The iron found in heme is known to exist in three oxidative states: ferrous (Fe 
II),  ferric  (Fe  III) and  ferrate  (Fe  IV). The  loss of an electron occurs during  the  transition  from 
ferrate to ferric state as well as from ferric to ferrous state. In addition, both ferrous and ferric 
states have a low spin state (S=0 and S=1/2, respectively) and a high spin state (S= 2 and S= 5/2, 







Equations  3  &  4:  General  reaction  for 
monooxygenases  (3)  and  dioxygenases  (4), 
where  A  is  a  hydrogen  donor  and  S  is  the 
substrate. Monooxygenase  reactions  (3)  result 
in the incorporation of a single oxygen atom into 




























Cytochrome  P450  (CYP)  enzymes were  originally  named  for  their  biophysical  properties;  the 
characteristic carbonmonoxy‐CYP complex of these enzymes has an absorbance maximum at 450 
nm.    It  is one of  the most abundant oxygenases  in nature and  found  in all  kinds of  lifeforms 
(Nelson  et  al.,  1996  and  2004;  Hamdane  et  al.,  2008).  They  are  heme‐dependent 
monooxygenases that typically catalyze the oxidation of aliphatic and aromatic carbon atoms. 
CYPs  are  usually  part  of  a  multicomponent  electron‐transfer  chain  system  known  as  P450‐
containing system, where  the CYPs perform the  last  reaction, hydroxylation. Over  the  last 50 
years,  cytochrome P450 and P450‐containing systems have  received considerable  interest, as 
they  play  a  key  role  in  the  biosynthesis  of  endogenous  compounds  (such  as  steroids), 
















via a redox partner.  It  is  these redox partners that are also used for the classification of CYPs 
(Hamdane et al., 2008). Class I, found in bacteria and mitochondrial membranes, are ferredoxin 































oxygen  rebound mechanism  (Figure  4;  Kumar  et  al.,  2004).  In  this mechanism,  the  iron‐oxo 









the  capture  and  characterization  of  P450‐I  was  reported,  substantiating  the  hydrogen 
abstraction‐oxygen rebound mechanism (Rittle & Green, 2010; Krest et al., 2013). Additionally, 
recent  experiments  with  heme  containing  a  photosensitized  non‐native  cysteine  provides 
evidence for the existence of the radical intermediate (8, figure 3 &4) also known as compound 
II (Ener et al., 2010). In addition to the evidence for P450‐I and compound II (7&8, Figure 3 &4), 
other  iron‐oxygen species, such as  the hydroperoxo‐iron species  (5, Figure 3), have also been 
experimentally  observed  (Davydov et  al.,  2005), while  iron‐complexed  hydrogen peroxide  (6, 
Figure 3) has been suggested (Newcomb & Chandrasena, 2005). Experiments with radical clock 












mononuclear or binuclear non‐heme  iron enzymes have been characterized, but  the  reaction 
mechanism for most of these enzymes is similar and relies on reduced ferrous (Fe II) iron to bind 
and activate O2 directly (Buongiorno & Straganz, 2013). Of these, one of the best studied non‐
heme  iron‐dependent  monooxygenase  is  the  binuclear  non‐heme  iron  containing  soluble 









the methane monooxygenase hydroxylase  (MMOH),  an NADH‐dependent  reductase  (MMOR) 
partner, and a third component, which is the regulatory protein (MMOB) required for efficient 














into a multitude of other  crystal  structures  in  complex with diverse  substrates/products,  and 
transient kinetic studies have provided significant insight into the various oxidation states and 
intermediates of the MMOH reaction cycle (Merkx et al., 2001). 
Through  transient  kinetic  studies,  in  addition  to  the  resting  state  of  MMOHox,  eight 
intermediates have been uncovered in the catalytic cycle of MMOH (Banerjee et al., 2015; Figure 
6). At the start of the catalytic cycle, both irons are bridged by two hydroxide ligands (MMOHox). 





pseudo‐octahedral  geometry  is  modified.  This  results  in  the  displacement  of  both  bridging 
hydroxide ligands.  Glu243, chelated only to Fe2 in MMOHox, assumes an additional bridging role 
for  both  Fe1  and  Fe2  in MMOHred  (Figure  6).  The  chelation  of Glu  243  to  Fe1 modifies  the 
distance between the irons and, additionally, enables the site to become more accessible.  The 
























flow  (Tinberg  &  Lippard,  2011).  Compound  P  decays  spontaneously  to  form  compound  Q, 
resulting in the loss of a water molecule. Compound Q has been observed in the absence of any 









1990;  Priestly et  al.,  1992)  for MMOH. Reactions with  1,1‐dimethylcyclopropane  lead  to  two 
different  compounds,  depending  on  the mechanism, which  indicates  that  both  cation  (13 % 
occurrence) and radical (87 % occurrence ) intermediates occur. 
This  finding,  in  a  manner  analogous  to  the  papers  concerning  the  mechanism  of  CYPs,  was 
reproduced many  times with other probes  (Liu et al.,  1993; Brazeau et al.,  2001).    For  these 
reasons the molecular mechanism by which the reaction is carried out is still unresolved. After 
















identified  in  the  early  60s  as  enzymes  involved  in  collagen  biosynthesis,  such  as  lysine‐5 
hydroxylase  or  proplyl‐4‐hydroxylase  (Culpepper  et  al.,  2011).  Since  then,  αKG‐dependent 
oxygenases have been observed to catalyze physiologically important processes in animals, such 
as hypoxic sensing, fatty acid metabolism, DNA repair, and gene expression. They have also been 
linked  to  the  aging  process  via  a  “simple”  hydroxylation  reaction  (McDonough  et  al.,  2010; 
Loenarz & Schofield, 2010; Cheng et al., 2014; Markolovic et al., 2015; Salminen et al.,2015). 
About 80 αKG‐dependent oxygenases have been identified in humans alone (McDonough et al., 
2010).  In  addition,  a  multitude  of  primary  substrates  are  known  to  be  recognized  by  these 






Equation  7:  The  general  equation  for  the  α‐ketoglutarate‐dependent  oxygenase,  where  R  is  the  primary 
substrate. 
Based  on  the  equation  above,  α‐ketoglutarate‐dependent  oxygenases  can  be  considered 
dioxygenases, since an oxygen atom is incorporated into both the primary substrate as well as 
the  succinate  (secondary  substrate).  Sequence  comparison  of  αKG‐dependent  oxygenases 
reveals a highly conserved His1‐X‐Asp/Glu‐Xn‐His2 motif. These three amino acid side chains are 

















confirming  the  existence  of  this  intermediate.  UV‐vis  stopped  flow  experiments  have  also 


















and  still  containing  the  His1‐X‐Asp/Glu‐Xn‐His2 motif,  some members  of  this  family  catalyze 
“nonstandard” reactions, such as desaturation, ring expansion, ring formation, or other types of 
oxidative  reactions,  such  as  the  well‐studied  enzyme  decetoxycephalosporin  C  synthase 








oxygenase  reactions  are  diverse  and  include  peptide  hormone  and  neurotransmitter 
biosynthesis, melanin biosynthesis, iron homeostasis, and methane oxidation (Rosenzweig and 
Sazinsky, 2006). Like  iron, copper can be  found  in  three biologically  relevant oxidative states, 
Cu(I), Cu(II) and Cu (III), although the last is significantly rarer (Holm et al., 1996; Hemsworth et 
al., 2013). The copper centers found within these enzymes, which can have one or more copper 





features  in  their  optical  spectra.  These  enzymes  are  generally  involved  in  oxidation  and 








Three  eukaryotic  proteins  are  well  known  type  2  copper  monooxygenases.  These  are  the 
peptidylglycine  α‐hydroxylating  monooxygenase  (PHM),  the  dopamine  β- monooxygenase 
(DβM), and the recently identified insect tyramine β- monooxygenase (TβM) (Klinman 2006; Hess 
et al., 2008; Solomon et al., 2014), all of which share a highly conserved mechanism (Osborne et 











thought  to  be  involved  in  hydroxylation,  while  CuH  is  involved  in  electron  storage/transfer 

















O•  radical, which  reacts with  the  substrate  radical  to  form a product  that  is  ligated  to CuIIM. 
Figure  8:  The  overall  reaction 
of DβM, PHM and TβM. For the 
monooxygenation  reaction, 
molecular  oxygen  and  two 



















CuIIM‐O•  radical  generated  from  this  reaction would  then  be  oxidized  by  CuH  via  an  electron 
transfer step. Upon the oxidation of ascorbates, both copper atoms return to their reduced state. 

















These  functions  include wound healing  in plants, such as Rhus vernicifera  (Hüttermann et al., 
2001),  immunological  responses  through  reactive  quinols  in  insects  (Eleftherianos  &  Revenis 
2011), hardening of new cuticles  in arthropods  (Burmester 2001),  the browning of  fruits  and 






similarities  in  the  coordination  of  copper,  these  enzymes  have  different  functions  (Golfeder, 
2014). The main function of Hc is, in anthropods and mollusks, oxygen transport. For Co and Ty, 













Figure  10:  Tyrosinase  (TY)  monooxygenase  reactions  can  convert  phenolic  compounds  to  corresponding 
quinone compounds via an ortho‐diphenol. 
The  reaction  mechanism  proposed  for  tyrosinase  (Figure  10)  was  established  prior  to  any 
structural  data  on  Ty  based  on  kinetic  data  and  the  identification  of  various  spectral 
intermediates (Solomon et al., 2014). The Deoxy, Oxy and Met reaction intermediates were later 




























deprotonation  is  structurally  based  on  a  conserved  hydroxide/water  molecule  activated  by 
glutamic acid and asparagine. This finding would explain the solvent isotope effect observed in 
































mechanistic  difference  to  the  oxygenases  mentioned  above  that  require  reduced  transition 
metals.  Thus,  although  IDOs  are  dioxygenases  and  not  monooxygenases,  they  are  worth 
mentioning as the mechanism for activating oxygen through organic substrates has been well 
studied. 
A well‐studied  IDO  is Protocatecuate 3,4‐dioxygenase.  Like all  IDOs,  it  is  a mononuclear non‐
heme iron‐dependent dioxygenase, which was first discovered in Pseudomonas putida (Hayaishi 
et al., 1968) and was one of the first dioxygenase structures to be solved (Ohlendorf et al., 1988). 












































common  flavin  derivatives  used  by  flavoenzymes  are  FMN  (flavin mononucleotide)  and  FAD 




Flavin‐binding  proteins  are  involved  in  a  myriad  of  reactions  in  cellular  processes,  including 





2009).    In  addition,  their  remarkable  redox  proprieties  enable  them  to  be  used  in  diverse 
reactions such as halogenations (Peé, 2012), Baeyer‐Villiger oxidations (Jensen & Berkel 2012), 
epoxidations (Büch et al.,1995), and hydroxylation reactions (Li et al., 2008; Lindqvist et al., 2009; 






singlet  flavin  unit  to  triplet  oxygen  (Huijbers  et  al.,  2014).  This  causes  a  caged  radical  pair 
consisting of a superoxide anion and a neutral flavin radical. The formed radical pair collapses, 
resulting  in  spin  inversion and  the  formation of peroxyflavin  (or C(4a  )‐hydroperoxide anion). 
Upon proton uptake, a neutral flavin‐hydroperoxide is formed. This covalent intermediate has 
been  observed  spectroscopically  in  several  flavin‐dependent  monooxygenases  (Brosi  et  al., 
2014). In solution, without flavoenzymes, flavin hydroperoxide intermediates are unstable and 
prone to decay to hydrogen peroxide and oxidized flavin. Within the active sites of flavoenzymes, 
where  the  stabilizing  micro‐environment  can  be  modulated,  both  flavin‐hydroperoxide  and 
































B. Upon  electron  transfer  from  fully  reduced  flavin  to  dioxygen,  a  caged  radical  pair  between  a 
superoxide anion radical and a neutral flavin radical occurs. 
C. Collapse of the radical pairs results  in the spin inversion of molecular oxygen and the formation of
peroxyflavin.  Upon  protonation,  neutral  hydroperoxyflavin  is  formed.  Both  peroxy  and
hydroperoxyflavin  can  react  with  the  substrate,  resulting  in  its  hydroxylation  and  hydroxyflavin.
Release of water completes the catalytic cycle.                 (Adapted from Massey, 2000) 
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1.2.10. Pterin‐Dependent Monooxygenases	
Another  distinct  group  of  monooxygenases  is  the  small  group  of  aromatic  amino  acid 
hydroxylases  found  in  both  prokaryotes  as  well  as  eukaryotes:  the  pterin‐dependent 
monooxygenases.  Examples  of  pterin‐dependent  monooxygenases  are  phenylalanine 
hydroxylase (PheH), tryptophan hydroxylase (TrpH), and tyrosine hydroxylase (TyrH) (Figure 15). 
In  humans,  these  enzymes  have  an  important  role  in  the  biosynthesis  of  amino  acids  and 
neurotransmitters. PheH, for example, is involved in the conversion of excess phenylalanine to 
tyrosine  in  the  liver. Deficiency of  this  enzyme  results  in  phenylketonuria,  a  genetic  disorder 
resulting in the buildup of phenylalanine in the blood (Strisciuglio and Concolino, 2014). On the 
other  hand,  TrpH  is  involved  in  the  biosynthesis  of  catechol  neurotransmitters  (dopamine) 
synthesized  from  the  precursor  L‐DOPA,  while  TyrH  is  involved  in  the  biosynthesis  of,  5‐
hydroxytryptophan, which is a precursor of the neurotransmitter serotonin.   
For  activity,  PheH,  TrpH and  TyrH  require  both  a  non‐heme  iron  atom as well  as  the unique 
cosubstrate tetrahydrobiopterin (BH4). Major differences between prokaryotes and eukaryotes 
can be seen in all three of these enzymes. In prokaryotes, these enzymes only contain a catalytic 













BH4  provides  an  electron  to  activate  dioxygen  for  the  hydroxylation  reaction  to  occur.  Also 
similarly to flavin, a caged radical pair has been proposed, resulting in BH4 oxidation to pterin 4a‐
carbinolamine. Once oxidized, two enzymes are required to regenerate BH4 to its reduced state. 
The  first  enzyme  dehydrates  the  4a‐carbinolamine  to  quinonoid  dihydrobiopterin,  although 
spontaneous dehydration to quinonoid dihydrobiopterin does also occur (Roberts, 2013).  










One  of  the  most  extensively  studied  enzymes  of  the  family  is  the  pterin‐dependent 
phenylalanine‐hydroxylase (PheH), which was first described more than 40 years ago. Since its 
discovery, the mechanism of this enzyme has been controversial due to the unusual role the iron 
atom  and  historically  due  to  the  role  of  BH4  and  its  uncoupled  reactions, which  lead  to  the 
formation  of  hydrogen  peroxide  (Kappock  &  Caradonna,  1996;  Chen  &  Frey,  1998).  The 
uncoupling of  the  reaction  leads  to hydrogen peroxide and pterin 4a‐carbinolamine. This has 
been  observed  with  the  use  of  phenylalanine  analogues  (Hillas  &  Fitzpatrick,  1996)  or  with 
various  mutants  (Daubner  &  Fitzpatick,  1999).  Similarly,  in  PheH  (from  Chromabacterium 
violaceum) without an iron atom, uncoupling is observed despite the presence of phenylalanine 
(Chen & Frey, 1998). The reaction rates of hydroxylation with iron, phenylalanine and BH4 are at 











with  iron  to  form  a  bridged  peroxy  complex  (3,  Figure17)  which  results  in  a  pterin  4a‐
cabrinolamine  and  a  ferryl  oxo  intermediate  (4,  Figure17).  This  intermediate,  observed 
  Introduction  31 
spectroscopically (Eser et al., 2007; Panay et al., 2011), is thought to react with phenylalanine in 














been  described  to  require  neither  cofactors  nor metals  for  activity  (Fetzner,  2002  and  2007; 





stabilized  carbanion  (Abell  and  Schloss,  1991).  The  general  consensus,  however,  was  that 
oxygenases  require  cofactors  or metals  to  “activate”  dioxygen  (the  Abell  paper  reaches  this 
conclusion by reiterating the necessity of metals for oxygenase activity).  
In  the  case  of  TcmF1,  various  chelating  reagents,  potential  inhibitors  and  atomic  absorption 
analysis  were  performed  to  ensure  that  the monooxygenase was  indeed  free  of metals  and 




HOD  (1 H‐3‐Hydroxy‐4‐oxoquinaldine  2,4‐dioxygenase)  from Arthobacter  sp.  Rü61a  and QDO 
(another 2, 4‐dioxygenase) from Pseudomonas putida 33/1 (Bauer et al., 1996). Both enzymes 
were confirmed to use dioxygen by incorporating 18O2 into their products but, like TcmF1, neither 
cofactors  nor  metals  were  detected  for  these  enzymes.  The  first  structure  of  a  cofactor‐






















to  a  hydroperoxo  intermediate  (5,  Figure  18).  Additional  loss  of  water  would  result  in  a 
hydroxylated product and complete the monooxygenation reaction.  
The other mechanism, also called the substrate‐assisted mechanism, involves a base‐catalyzed 
deprotonation  of  the  substrate  leading  to  substrate  carbanion  formation.  Once  formed,  an 
electron transfer from the substrate carbanion to triplet state dioxygen occurs, thereby resulting 
in  superoxide.  The  substrate‐assisted mechanism  (1B‐3B,  Figure  18) was  based on  the  Bauer 
dioxygenase papers and reiterated by Fetzner (2002). Upon deprotonation of the substrate (1B, 
Figure 18) by a base, the substrate is left with a net charge of ‐1 (2B, Figure 18) stabilized by the 
conjugated  substrate. The base,  in  this  scenario,  can be  the enzyme, a water molecule or an 
enzyme‐water complex. In the presence of molecular oxygen, a single electron transfer occurs, 
resulting  in  a  superoxide  (3B,  Figure 18). Consequentially,  a  caged  radical pair  is  formed  (3B, 
Figure  18)  similarly  to  the mechanisms  of  flavin  or  pterin‐dependent  enzymes.  The  outcome 
would be similar to that of the radical mechanism with the formation of a peroxo‐anion (4, Figure 




Although  no  reaction  intermediates  have  been  observed  for  these  monooxygenases,  recent 
papers by Thierbach (2014) and Bui (2014), which used cofactor‐independent dioxygenases HOD 
and  urate  oxidase  (UOX),  respectively,  have  provided  evidence  in  support  of  a  caged  radical 
intermediate  (3B,  Figure  18),  suggesting  that  the  “substrate‐assisted”  activation  of  oxygen  is 
more likely. 
 
Figure  18:    The  simplified  reaction 
scheme  involving  two  alternative 
mechanisms  for  cofactor‐independent 
monooxygenases.  In  scenario  1A‐3A, 
the  “radical”  mechanism,  where  X 
represents  the  enzyme,  is  shown. 
Scenario  1B‐3B  is  the  “substrate 
assisted”  mechanism,  where  X 
represents  a  base,  which  can  be  an 
enzyme, a solvent, or both. In reactions 
1A‐3A, the substrate is activated by the 
enzyme  to  form  a  phenol  radical 
intermediate.  Upon  radical  formation, 
an electron  transfer  to oxygen occurs, 
resulting in a superoxide, subsequently 




intermediate  with  protonation  (5).  In 
the  “substrate  assisted”  mechanism, 
upon  deprotonation  of  the  substrate, 
the charged substrate transfers a single 
electron  to  dioxygen,  resulting  in  a 
superoxide. The superoxide then reacts 
with  the  radical  substrate  to  form  a 






















aimed  to  identify  the  regions  that  would  enable  a  methyltransferase  to  evolve  into  a 
monooxygenase.  
In  essence,  the  aim of  this  thesis was  to  determine  the  function  and mechanisms of  various 












Only  Escherichia  coli  (E.coli) strain TOP10  (Invitrogen) was used  for  cloning purposes and  the 
expression of proteins. The volume of E.coli cultures varied depending on the protein of interest. 

















recovery  of  DNA  from  agarose  gels  or  plasmid  purifications  in  conjunction  with  restriction 
endonucleases.  Both  alnH  and  alnT  were  deleted  from  the  pAlnuori  cosmid  containing  the 
complete alnumycin biosynthetic cluster (Oja et al., 2008) using the λ Red recombinase system 
(Datsenko and Wanner, 2000)  through a  two‐step homologous  recombination process, which 
resulted in pAoriΔalnH and pAoriΔalnT cosmids respectively. DNA was amplified using Phusion 
DNA  Polymerase  (Finnzymes)  for  polymerase  chain  reactions  (PCRs)  with  3  to  5  % 
dimethylsulfoxide (DMSO) to amplify GC‐rich template sequences. The amplification of snoaB, 
alnH/alnT, dnrK and rdmB was performed using genomic DNA from Streptomyces nogalater (S. 






versions of  this  vector  (Kallio et al.,  2006) were used  in protein expression. All  polyhistidine‐









Diverse  culture  conditions  for  each  protein  were  used  with  varying  factors  such  as  volume, 
temperature, induction amount, and time of cell harvesting after induction (see papers I‐IV). The 















optimized  for  each  enzyme.  Reactions  were  monitored  either  by  UV‐vis  spectrophotometry 
and/or  by  quantitative  high  pressure  liquid  chromatography  (HPLC)  analysis  of  the  reaction 
products. Columns and conditions used during HPLC runs were optimized for each compound or 







bacteria, Streptomyces, which are particularly  renowned  for  their ability  to produce aromatic 
polyketide  antibiotics.  These  complex  compounds,  or  their  derivatives,  are  often  highly 
biologically  active  and  have  traditionally  been  used  as  pharmaceutical  drugs  (Bentley  and 
Bennett, R. 1999).  




most ubiquitous are  reactions  involving oxygenases. Tailoring enzymes utilizing dioxygen  that 
have been identified from these pathways include P450 oxygenases (Li et al., 2012), non‐heme 
iron‐dependent  oxygenases  (Choi  et  al.,  2008),  α‐ketoglutarate‐dependent  oxygenases 
(Eustáquio et al., 2013), many flavin‐dependent oxygenases (Koskiniemi et al., 2007, Taguchi et 
al.,  2013,  Patrikainen  et  al.,  2014),  as  well  as  cofactorless  monooxygenases  (Fetzner,  2007; 
Siitonen, 2012; Bugg, 2014). This thesis focuses on oxygenases  involved in the biosynthesis of 









In  the  biosynthesis  of  nogalamycin  in  S.  nogalater  (Ylihonko et  al.,  1996),  SnoaB,  a  cofactor‐
independent  monooxygenase,  catalyzes  the  oxygenation  of  carbon  atom  C‐12  of  12‐
deoxynogalonic acid, yielding a quinone product (Figure 19). Like other known proteins of this 
family,  SnoaB  is  a  small  enzyme  (118 amino acids  at  13.1kDa)  that  oxidizes  a  relatively  large 




To date,  relatively  few of  these enzymes have been  functionally  characterized.  Prior  to 2009 
(papers  I  and  II),  only  three  of  these  enzymes,  identified  as  monooxygenases  in  aromatic 
polyketide  biosynthesis, were  characterized.  These  include  TmcH  involved  in  tetracenomycin 








radical  intermediate  was  generated  (Shen  et  al.,  1993  and  Figure  18).  The  mechanism  was 
proposed  in  the  absence  of  any  kinetic  or  structural  data,  and  thus  no  catalytic  amino  acids 
involved  in  the  reaction  could  be  formally  identified.  Cysteine  and  histidine  residues  were 
identified  as  potential  catalytic  amino  acids  through  inactivation  experiments  by  chemical 
reagents such as p‐chloromercuribenzoic acid or N‐ethylmaleimide. Almost a decade later, the 




these  results,  the authors proposed  that  the  reaction proceeds via a carbanion  intermediate. 














by  SnoaB  with  carbon  atom 

































Figure  21:  Active  site  cavity  of 
SnoaB with potential amino acids 
that  may  interact  with  the 
substrate.  The  amino  acids 
colored  in  cyan are hydrophobic 
(Phe,  Leu  or  Ala)  while  the  only 





SnoaB variants  Vmax (µmol min‐1 mg‐1)  Relative Vmax (%)  kcat (s‐1)  KM (µM)  kcat / KM (M‐1s‐1) 
SnoaB‐N  6.3 +/‐ 1.1  100  1.5  140 +/‐ 33  1.5 x 104 
Asn 18Ala  0.1 +/‐ 0.01  1.6  0.03  120 +/‐ 17  2.2 x 102 
His49Ala  1.3 +/‐ 0.002  20.6  0.3  150 +/‐ 21  2.2 x 102 
Asn63Ala  0.07 +/‐ 0.004  1.1  0.02  68 +/‐ 11  2.3 x 102 
Trp67Phe  0.06 +/‐ 0.008  1.0  0.02  220 +/‐ 45  68 
Arg90Gln  1.2 +/‐ 0.060  19.0  0.3  113 +/‐ 12  2.5 x 103 
 
Radical based catalytic mechanisms in enzymes rely on tyrosine, tryptophan, cysteine or glycine 
(Westerlund  et  al.,  2005).  Of  these  amino  acids,  only  Trp67  could  potentially  form  a  radical 
intermediate. Although  such  intermediates have been observed  in many biological  reactions, 






















ligand  itself  through  charge  distribution  via  the  polyaromatic  ring  system and  intramolecular 





in  a  superoxide  radical  anion  evoking  the  chemistry  observed  in  flavin‐dependent 




additional  external  electron  sources  for  activity,  the mechanisms  of  the  two  enzymes  differ 
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catalytic  cycle,  which  supports  our  hypothesis  (Figure  18,  3B).  From  experiments  with  the 
dioxygenase HOD and the radical scavenging agent CMH (1‐hydroxy‐3‐methoxycarbonyl‐2,2,5,5‐
tetramethylpyrrolidine),  Thierbach  et  al.  were  able  to  corroborate  the  substrate‐assisted 
dioxygen activation mechanism (Figure 18). CMH reacts readily with a superoxide anion peroxide 
(O2•‐),  resulting  in a peroxide  (O22‐)  /  reduced substrate species and a stable nitroxide radical 
(CM•).  The CM•  radical  could  be  detected  in  electron paramagnetic  resonance  spectroscopy 
(EPR) with the HOD mutant Trp160Ala. The lower Km of this enzyme, which enabled the release 
of the CM• species from the active site, appeared to make the detection of CM• possible. These 

















Alnumycin A  is  another aromatic polyketide  that has numerous biological  activities,  including 
notable antibiotic properties (Biber, 1998; Björn, 1998, Oja et al. 2015). The sequencing of the 
alnumycin gene cluster from Streptomyces sp. CM020 led to the identification of two genes, alnH 
and  alnT.  They  were  recognized  as  a  putative  two‐component  system  involved  in  quinone 
formation in alnumycin biosynthesis (Oja et al., 2008) by sequence comparison to proteins with 
established function.  AlnH, a protein consisting of 180 amino acids, was identified as a member 
of  the  FlaRed  enzyme  superfamily  containing  plausible  sequences  associated  with  a  NADH‐
dependent flavin reductase domain. The 413 amino acid AlnT sequence was identified as an FMN 




antibiotics  (BIQ)  granaticin  (Ichinose,  1998),  medermycin  (Ichinose,  2003),  and  actinorhodin 









In  a  two‐step homologous  recombination process  (Datsenko et  al.,  2000), alnH or alnT were 




III),  was  previously  identified  as  a  shunt  metabolite  from  the  inactivation  of  the  aldo‐
ketoreductase  aln4  (Oja,  2008).  In  order  to  identify  the  two  remaining  compounds,  the 
metabolites were purified and their structures determined by high resolution MS measurements 




responsible  for  the  formation  of  the  p‐quinone  unit  of  alnumycin  A.  Another  important 
observation  was  that  none  of  the  metabolites  isolated  from  the  in  vivo  cultures  contained 
correctly  cyclized pyran  rings, which  signified  that quinone  formation could occur at an early 
stage in the biosynthesis prior to pyran ring formation.  
AlnH and AlnT were both produced as N‐terminally histidine‐tagged recombinant proteins in E. 




the  preferred  substrates  (Table  2,  paper  III).  A  similar  preference  has  been  observed  for  the 
related  flavin  reductase  ActVB  (Filisetti,  2005).  The  experiments  aiming  to  demonstrate  the 
regiochemistry and specificity of AlnT were complicated by the instability of the putative natural 
substrate,  and  henceforth  several  compounds  were  screened  as  alternative  substrates.  The 






(Med‐7),  granaticin  (Gra‐21),  actinorhodin  (ActVA),  and  alnumycin  (AlnT)  pathways  revealed 
further details regarding the substrate specificity of these enzymes (Taguchi, 2013). Both ActVA‐
orf5 and Gra‐orf21 were found to be bifunctional enzymes functioning after pyran ring formation 














reduction  of  flavin, while  the  FMO  catalyzes  the  oxygen‐dependent  reaction.  Because  of  the 
instability and auto‐oxidation of reduced flavin, which would lead to the formation of harmful 















One  key  step  in  the  reaction  cycle  is  the  ability  of  the  enzymes  to  form  and  stabilize  C4a‐
hydroperoxyflavins. Although structural information on how this is specifically achieved in AlnT 




side  chains  with  FMNH‐  (highlighted  in  green  in  Figure  22)  and  the  aromatic  substrate  p‐
hydroxyphenylacetate (blue stars in Figure 22). The local environment created within this cavity 
stabilizes, through solvent exclusion, the C4a intermediate and enables a precise orientation of 








provided.  Only  C2  HPA  contained  a  bound  substrate  and  cofactor.  Other  sequences  include:  LndZ5, 
Streptomyces  globisporus  (GenBank:  AAR16420);  actVA5,  Streptomyces  coelicolor  A3  (2)  (GenBank: 
























S‐adenosyl‐L‐methionine (SAM) (Figure 23, A)  is a cosubstrate that  is used  in many enzymatic 
reactions,  and  it  is  principally  utilized  as  a  universal  methyl  group  donor.  Methyl  transfer 
reactions  based  on  SAM  are  widely  present  in  many  metabolic  pathways,  including  the 
interconversion  of  cysteine  and  homocysteine,  sulphur‐metabolism,  gene  expression  and 
regulation,  protein  modification,  lipid  modifications,  and  secondary  metabolism  (Wang  & 
Breaker, 2008, Price et al., 2014; Moussaieff et al., 2014; Mandaviya et al., 2014).   
The utility of SAM resides in the presence of a reactive methyl group that is readily transferred 










Various  enzyme‐catalyzed  methyl  transfer  reactions  have  been  observed.  The  three  major 
families of methyltransferases include O‐, N‐ and C‐methyltransferases are named according to 





has  received  particular  attention  in  the  context  of  radical  SAM enzymes.  First  classified  as  a 
superfamily  in  2001,  this  family  is  readily  identified  from a  conserved  CX3CX2C motif,  and  it 
currently comprises of more  than 48000 members  (Broderick et al., 2014). Most  radical SAM 






anthracycline  anticancer  agents.  Based  on  sequence  alignment,  DnrK  from  the  daunorubicin 
pathway in S. peucetius and RdmB from the rhodomycin pathway in S. purpurascens are classified 
as  SAM‐dependent methyltransferases  (Figure  1,  paper  IV).  They  both  possess  a  glycine  rich 
fingerprint, E/DXGXGXG, responsible for shaping the SAM binding cavity (Figure 24), but neither 
possess  the  CX3CX2C  motif  typical  to  radical  SAM  enzymes.  Indeed,  DnrK  is  a  true  O‐
methyltransferase, which catalyzes the methylation of position C4 of anthracyclines (Jansson et 
al., 2004). It has also been noted to possess surprisingly relaxed substrate specificity and to even 
be  able  to  methylate  various  flavonoids  (Kim  et  al.,  2007).  The  crystal  structure  of  DnrK  in 
complex with SAM and the substrate 4‐methoxy‐ϵ‐rhodomycin T  revealed  that  the enzyme  is 
likely to function via an SN2‐type reaction mechanism, where the electrophilic SAM reacts with a 
nucleophilic  substrate  (Jansson et  al.,  2004).  In  general,  the mechanism  is  typical  for methyl 








T  at  position  C‐10  (Figure  1,  paper  IV).  This  reaction  required  SAM, molecular  oxygen  and  a 
reducing agent (DTT/GSH) for activity. Since this initial observation, other differences in RdmB 
and  DnrK  have  been  observed,  including  the  use  of  monoglycosylated  and  triglycosylated 

















conjunction  with  RdmC;  the  enzyme  catalyzed  the  C‐10  hydroxylation  of  an  anthracycline 
substrate  (Compound  11,  paper  IV).  This  initial  experiment  confirmed  the  boundaries  of  the 
catalytic domain and demonstrated that regions outside of the binding area of the cosubstrate 
















(Figure  2D,  paper  IV),  but  they  appeared  to  be  important  for  substrate  binding  and,  in  part, 
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provided  an  explanation  for  the  difference  in  substrate  specificity  in  RdmB  and  DnrK.  R1 
chimeras, on the other hand, were consistently observed to produce a small amount of the RdmB 
reaction product (Compound 11; Figure 2, paper IV). Many of the R1 reactions also contained an 
additional  compound  not  found  in  either  the  DnrK  or  RdmB  reactions  alone.  This  product, 
identified later as Compound 12 (Figure 2, paper IV), was also produced if both RdmB and DnrK 





mutant, whereas the R1.1 mutant appeared to behave similarly  to native DnrK  in  the activity 
assays (Figure 2, paper IV). Upon examination of the sequence of the R1.2 region, an additional 
serine residue was found in RdmB, which was absent in DnrK. The insertion of this single amino 



















decarboxylate  if  exposed  to  light  but  remains  stable  if  kept  in  the  dark.  Secondly,  we  could 



















entry  to  the  active  site  like  in  DnrK,  hydroxylation  is  prohibited  by  facile  protonation  of  the 
carbanion at C‐10 by H2O. On the other hand, this step is prevented in RdmB, where the solvent 




of  substrate  assisted  reactions with  cofactorless monooxygenases  and  the mechanism of  the 
reaction of flavin with dioxygen at the C4a position. Once formed, the 10‐ peroxyanthracycline is 





and  the  methylated  product  (Compound  10,  paper  IV)  are  consistently  higher  than  the 




















O2.  This  may  explain  why  large  amino  acid  sequence  variation  is  observed  in  this  group  of 
enzymes with only few key residues being conserved.  
From  the  studies with  the  two‐component  system AlnT  and  AlnH,  the  functions  of  both  the 









With  the  studies  concerning  RdmB,  DnrK  and  DnrK  variants,  our  data  suggest  that  an  initial 










a  single electron  transfer  to one of  the oxygen atoms  (a monovalent  reduction),  leading  to a 





Furthermore,  another  conclusion  that  can  be  drawn  from  these  studies  is  that  function 
prediction,  based  on  sequence  identity  or  structure  alone,  can  be  misleading.  Biochemical 
characterizations of enzymes are  required  for correct  function determination. With DnrK and 
RdmB  despite  having  52 %  sequence  identity  and  almost  identical  structures,  both  enzymes 







The  activation  of  oxygen  for  all  these  enzymes  relies  on  carbanion  intermediates  (circled  in  red).    A 








Additionally,  parallels  between  the  investigated  oxygenases  can  be  made.  This  includes  the 
importance of the environment around the substrate and of water, which are the key factors in 
oxygenation reactions. For example in CYP, the iron in the heme prosthetic group is coordinated 
by a cysteine axial  ligand. Although  it does not participate  in the reaction directly,  if  the axial 
ligand is coordinated by another amino acid, such as histidine, the enzyme’s ability to hydroxylate 
the substrate is compromised. Likewise, subtle differences in residues surrounding the substrate‐
binding pocket greatly affect  the ability of oxygenases  to perform their  reactions  such as  the 
monooxygenase ability of Ty vs the oxidase ability of Co. This is also echoed in the experimental 
work involving RdmB/DnrK variants or the AlnT reactions where, through steric hindrance, active 
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